















Abstract: Bacterial cells develop mutations  in  the absence of cellular division  through a process 
known as stationary‐phase or stress‐induced mutagenesis. This phenomenon has been studied in a 






is not  involved  in  this process  even  though ComK  is, we  investigated  if  the development  of  a 
subpopulation (K‐cells) could be involved in stationary‐phase mutagenesis. Using genetic knockout 














eukaryotes.  Therefore,  they  expand  our  view  of  the  evolutionary  process  and  can  explain  the 
formation  of mutations  that  confer  antibiotic  resistance  and  cancers  [1]. However,  the  cellular 
mechanisms governing this ability to undergo mutagenesis during stress remain unclear, particularly 
in  bacterial models  other  than  Escherichia  coli. One  interesting  question  in  the  stationary‐phase 
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repair  at  genetic  regions  surrounding  DNA  double‐stranded  breaks  [4],  which  occur  at  a  10−3 
frequency  spontaneously  [5]. Repair of double‐stranded breaks, processed by  recombination,  can 
generate point mutations produced via error‐prone synthesis or genetic amplifications that confer 
fitness  to  cells  experiencing  limited  replication  [6–8].  Interestingly,  genetic  regions  undergoing 
transcription  in  stressed  cells  can  precipitate  the  formation  of  double‐stranded  breaks  via  the 




















prototrophy. Moreover,  the  inactivation  of ComA, which  controls  the  early  steps  in  competence 
development, did not affect Met+ reversions [2]. These observations suggest that the genetic changes 
producing  Met+  reversions  in  stationary‐phase  B.  subtilis  are  promoted  by  the  late  steps  that 
differentiate cells into competence in the absence of genetic recombination. 
Characterization  of  the  formation  of  the  competent  subpopulation  has  redefined  this  cell 
differentiation pathway as a mechanism  to  cope with  stress  that goes beyond promoting genetic 












fewer  stationary‐phase mutants  than  their ComEA+  counterparts  but  tolerated  oxidant  exposure 
better than ComEA+ cells. Furthermore, K‐cells showed better survival to oxidative stress than non‐
K‐cells, which  indicated  that  this differentiation  state  activates mechanisms  that  repair oxidative 
damage. We followed these observations with microscopy assays of K‐cells differing in ComEA and 
measured fluorescence of an indicator dye as a proxy for oxidative damage. These assays showed 
that,  under  oxidative  stress, ComEA‐  cells were  less damaged  than ComEA+  cells. These  results 
support  the concept  that developing  into  the K‐state, which  includes  installing a  functional DNA 
uptake  system  in  the  cell  surface,  predisposes  B.  subtilis  to  oxidative  damage.  K‐cells  activate 
mechanisms  to  survive  oxidative  damage  and  increase  mutagenesis  in  cells  under  non‐lethal 
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To construct  the  comK‐gfp  IPTG‐inducible  strain, genomic DNA was  isolated  from B.  subtilis 
BD401021 using the Wizard® Genomic DNA Purification Kit (Promega, Madison, WI, USA). Isolated 
genomic DNA was  then  transformed  into YB955 using  the  competence procedures  for B.  subtilis 
described above [20]. Cells were plated on TBAB containing 100 μg/mL spectinomycin to select for 
the  amyE::pHS‐comK  allele  and  5  μg/mL  chloramphenicol  to  select  for  the  comK‐gfp  allele. 
Transformants were verified by flow cytometry using IPTG and comparing the fluorescence intensity 
of induced versus uninduced cells in relation to parental cells (YB955). 











into  a  250‐mL  Erlenmeyer  flask.  Growth was monitored with  a  Genesys  10S  UV–vis  (Thermo 
Scientific, Waltham, MA,  USA)  until  T90.  Cells were  then  harvested  by  centrifugation  at  room 
temperature and resuspended in 1× Spizizen minimal salts. Cells were then plated in quintuplet (100 
μL per plate) on 1× Spizizen minimal medium  (SMM; 1× Spizizen  salts  supplemented with 0.5% 
glucose,  50  μg/mL  of  both  isoleucine  and  glutamic  acid  and  either  50  μg/mL  or  200  ng/mL  of 














one portion was  induced with 1 mM  IPTG. When both cultures reached T90  (90 minutes after  the 
cessation  of  growth),  they  were  treated  with  0  or  1.5  mM  tert‐butyl  hydroperoxide  (t‐BHP; 
Luperox(R) Sigma‐Aldrich, St. Louis, MO, USA)  for  two hours, washed with 1X SMS  twice,  then 
plated, and assayed for stationary‐phase mutagenesis. 




on  a bench  top  at  room  temperature  for  approximately  16 hours. The next day,  the  culture was 
incubated in a shaker at 37 °C with aeration (250 rpm). Growth was monitored with a Genesys 10S 
UV–vis (Thermo Scientific, Waltham, MA, USA) until T90. The culture was then diluted 10‐fold into 












least  three  times. The viability of  the cells of  the non‐revertant background cells was assessed as 
described above. 




















stationary  phase was  identified  (typically  around  an OD600  of  1.5). At  T50  (50 minutes  after  the 
cessation of growth), each condition was pre‐labeled by adding 5 μM peroxy‐orange 1 (PO1, Tocris, 















1%  agarose  pad  on  a  clean  glass  slide  before  imaging.  Live  cell  imaging was  conducted  using 
transmitted  light  and  fluorescence  microscopy  (Zeiss  Axio  Upright  Imager  M2,  Oberkochen, 




MicrobeJ. Maxima are  considered  the  regions of highest  fluorescence within a  cell. We used  this 
measurement  to  quantify  the  amount  of  oxidized  PO1 molecules within  cells.  Cell  length was 
measured using the medial axis feature in MicrobeJ [24]. At least six fields of view were captured for 










































which  is  auxotrophic  for methionine, were grown  to T90  (ninety minutes passed  the  cessation of 
exponential phase) and prepped for transformation. Then, the plasmid, pDR111, which contains a 
selectable spectinomycin cassette, was supplied to half of the cells. The spectinomycin cassette is not 
linked  to  any  of  the  methionine  auxotrophy.  The  other  half  of  the  cells  underwent  the  same 
preparation but were not exposed to the plasmid. Instead of selecting for the transformation of the 
plasmid, we plated  the  cell preparations  to  select  for Met+  stationary‐phase colonies. We  tracked 
revertant colonies for nine days but considered only those colonies that arose on day 5 or later to be 
stationary‐phase mutants  (Additional File 1). Previous experiments  that established  the system  to 
measure  stationary‐phase mutagenesis  in  B.  subtilis  characterized mutants  at  different  times  of 
incubation  on  selective media  and  conducted  reconstruction  experiments.  Based  on  the  genetic 




(Additional File 1)  (see Methods). Those results showed a constant  level of CFU  throughout nine 
days. 





to  spectinomycin.  In  contrast,  only  1.7%  of  the  non‐revertant  colonies  were  resistant  to 
spectinomycin. B. subtilis cells can become resistant to spectinomycin through a spontaneous single 
base‐pair mutation [28]. To estimate the proportion of colonies that arose through spectinomycin‐
resistant  spontaneous  mutations  and  not  through  the  uptake  of  the  plasmid  during  the 
transformation,  we  patched  early  revertants,  late  revertants,  and  non‐revertants  that  were  not 
exposed to pDR111 during the transformation procedure. We found that when no plasmid DNA was 





























tested  whether  the  development  of  the  K‐state  promoted  stationary‐phase  mutagenesis 
independently of DNA uptake. We constructed JC101, with a neomycin gene interrupting the comEA 
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gene, and measured stationary‐phase Met+ mutagenesis. The ComEA protein is a component of the 
competence pore  that  binds  and uptakes DNA during  the  transformation  of B.  subtilis  [29]. The 
competence pore is a complex of proteins that mediates the binding, translocating, single‐stranded 
forming, and the recombining of foreign DNA into the chromosome. ComEA binds and transports 
DNA  into  competent  cells during DNA  transformation  [29]. Cells  lacking ComEA are essentially 
untransformable  [29]. We  found  the  ComEA‐  strain  is  transformation‐defective,  as  previously 
reported  (Additional  File  2).  Then,  we  assayed  JC101  and  YB955  for  their  ability  to  produce 
stationary‐phase revertants and  found no significant difference between  these  two strains  (Figure 
1A). In addition, there were no differences between the viability of the non‐revertant background 
populations  throughout  the experiment  (Additional File 3). Further, we conducted  the stationary‐
phase mutagenesis  assay  in  the  presence  of  genomic DNA  extracted  from  a YB955  background 
defective in MutY, a DNA glycosylase that repairs DNA mismatches caused by oxidative damage 




with  previous  findings  that  suggest  the development  of  the K‐state,  and  not  recombination  nor 
transformation  (nor  the  transport of oxidized DNA bases),  are  important  in  the development of 
stationary‐phase mutants. 
 
Figure  1.  Stationary‐phase  mutagenesis  is  DNA‐uptake  independent.  (A)  The  accumulation  of 
stationary‐phase Met+ revertants under conditions of amino acid starvation in YB955 (parental strain) 
and  JC101  (comEA‐).  Student’s  t‐test  conducted.  (B)  The  accumulation  of  stationary‐phase Met+ 
revertants under conditions of amino acid starvation in YB955 after being supplied with DNA that 
was not treated (NT) or treated with tert‐butyl hydroperoxide (TBH) before the DNA was isolated. 
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phase  revertants.  Therefore, we modified  our  traditional  stationary‐phase mutagenesis  assay  to 













that K‐cells  can  engage  in  a pro‐mutagenic process  triggered  by  oxidative damage  and  that  the 
presence of a  functional DNA uptake  system  increases oxidative damage and  the pro‐mutagenic 
process. 
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Figure 2. Stationary‐phase mutagenesis and fluorescent microscopy with PO1. (A) The accumulation 
of  stationary‐phase  revertants  from  days  5–9  in  K‐cells  (HAM501)  or  K‐cells  lacking  ComEA 





of  induced wild‐type  cells  (HAM501)  following 0 mM  t‐BHP  for  two hours.  (E) A  representative 
image of induced wild‐type cells (HAM501) following 5 mM t‐BHP for two hours. (F) A representative 




To  test whether  the  observed  increased  stationary‐phase mutagenesis  levels  in  K‐cells  are 
associated with increased tolerance to and repair of cellular damage caused by ROS, we conducted 
cell survival and microscopy assays in untreated cells or cells exposed to t‐BHP and in conditions in 
which cultures were non‐induced or  induced  into  the K‐state  (addition of  IPTG). Survival assays 
indicated  that  tolerance  to  oxidative  damage was  increased  in K‐cells  compared  to  non‐K‐cells 
(Figure  3). Within  the  K‐cell  population,  ComEA‐  cells  survived  oxidant  exposure  better  than 
ComEA+ cells, with the former cells surviving at an average of 36.4% and the later cells surviving at 
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an  average of  28.2%.  Interestingly, when  treated with  t‐BHP, ComEA‐  cells  showed  significantly 













Previous work has demonstrated  that ComK  is  important  for  the accumulation of mutations 
during  stress  conditions  in  B.  subtilis  [2].  However,  unlike  in  Escherichia  coli,  this  process  is 
independent of recombination [1,2]. Historically, the development of competence was synonymous 
with genetic transformation. Yet, findings by Berka et al. showed that the K‐state was more dynamic 
than  simply  a  precursor  to  transformation  [15].  These  disparate  observations  prompted  us  to 
investigate  how  the  K‐state  promotes  stationary‐phase  mutagenesis  in  the  absence  of  genetic 






associated with  the development of  the K‐state were  conducive  to  stationary‐phase mutagenesis. 
Gene expression and genetic studies demonstrated  that  the competence state activates genes  that 
respond to DNA damage, most notably the SOS system, DNA uptake and recombination pathways, 
and oxidative stress [34,35]. Previous experiments showed that the RecA protein was not involved in 
stationary‐phase  mutagenesis,  which  led  us  to  further  study  how  the  K‐pathway  influences 
stationary‐phase mutagenesis. 
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Next,  we  tested  the  possibility  that  the  uptake  of  exogenous  DNA,  another  trademark 
characteristic of  the K‐state,  influences  stationary‐phase mutagenesis. However,  the DNA‐uptake 




type. Perhaps,  the modification of  the cell surface  (assembly of a  functional DNA uptake system) 
predisposes the cell to cytotoxic and genotoxic damage, which in turn activates a protective, error‐
prone DNA  repair  response  that produces mutations.  Interestingly,  studies  that  examine protein 









cells were  exposed  to  an  oxidant,  the  same  response  pattern was  observed  in  stationary‐phase 






We  visualized  cells  after  exposure  to  t‐BHP  by  using  a  fluorescent  probe  that  responds  to 
oxidative damage. The average maxima were significantly higher in ComEA+ cells than in ComEA‐ 
cells after exposure to t‐BHP, (Figure 2C). These results suggest that producing a functional DNA 
uptake  apparatus  compromises  the  cell’s  ability  to withstand  oxidative  damage. Altogether, we 








(Figure  2A).  This  stationary‐phase mutagenic  process  is  independent  of  the  process  of  genetic 
transformation, which suggests that the K‐state  increases genetic diversity via Rec‐dependent and 
Rec‐independent pathways. 
The  observations  presented  here,  in  combination  with  research  that  showed  that  highly 
transcribed genes accumulate mutations  in cells under oxidative stress [31], supports a concept  in 
which stressed B. subtilis cells limit increased mutagenesis to a fraction of cells and to genomic regions 
under  elevated  transcriptional  activity.  This  strategy  increases  the  potential  to  gain  fitness  and 






coli  [10,41].  Interestingly,  oxidative  damage  to DNA  has  been  implicated  in  stress‐induced  and 
stationary‐phase mutagenesis in both bacterial models, but the pathways that process this damage 
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and produce mutations are not evolutionarily conserved. Therefore, minimizing the risks associated 
with  increased mutagenesis  in stressed cells exemplifies convergent evolution  [7]. These  findings 
support a scenario  in which cells can regulate  the ability  to evolve  (reviewed  in  [7]) and provide 




after  addition  of  a  transformation  marker  pDR111.  Additional  File  2:  Number  of  colonies  resistant  to 







(AAK502). The  top panel of B shows  the  induced wild‐type cells  (HAM501), whereas  the bottom panel of B 
shows the induced cells lacking ComEA (AAK502). Additional File 6: (A) Accumulation of Met+ revertants over 
nine days  in  the wild‐type  (HAM501) and  the ComEA‐ mutant  (AAK502); all conditions were  induced with 
IPTG (i) and half were exposed to 1.5 mM t‐BHP for two hours; (B) Viability of the wild‐type (HAM501) and 
ComEA‐deficient  (AAK502)  cells either  treated with 0 or 1.5 mM  t‐BHP over  the nine‐day  stationary‐phase 
mutagenesis assay. 
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